




































































































































































Oligonucleotide      SR  RB  TMR  PyrY  SR101  B‐TMR  AR101‐B  AO  Atto   9AA 
                        
Assay buffer  RF  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00  1.00 
   max(nm)  580  576  573  563  604  578  605  526  516  435 
                       
SRB‐2  RF  1.26  1.48  0.87  0.92  0.85  0.90  1.11  2.99  3.32  0.21 
   Δλmax(nm)  8  6  10  9  4  8  1  ‐2  11  0 
                                   
dsDNA template  RF  0.91  0.80  0.35  0.28  0.63  0.83  0.84  2.39  2.53  0.19 
   Δλmax(nm)  ‐2  0  9  9  0  1  2  ‐1  7  0 
                                   
MG aptamer  RF  0.87  0.78  0.37  0.28  0.89  0.83  0.92  2.90  2.50  0.26 
   Δλmax(nm)  ‐1  0  6  9  0  2  1  ‐3  10  0 
                                   
Mango aptamer  RF  0.92  0.79  0.30  0.94  0.74  0.73  0.78  1.94  3.29  0.37 

































Ligand  ka (uM‐1 s‐1)  kd (s‐1)  KD (uM) 
B‐TMR  207 + 78.0  0.0292 + 0.0156  1.37 + 0.23 



















Ligand  n  Kd (μM)  ΔH (kcal mol‐1)  ΔS (cal mol‐1 K‐1) 
         
SR  0.885 ± 0.012  1.45 ± 0.09  ‐13.1 ± 0.3  ‐17.2 ± 0.4 
SR101  0.882 ± 0.031  4.7 ± 0.70  ‐10.1 ± 0.5  ‐9.27 ± 0.8 
RB  0.922 ± 0.010  0.447 ± 0.08  ‐14.2 ± 0.2  ‐18.5 ± 1.2 
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protons have a larger change in the chemical shift between free and bound forms (∆δfree‐bound=δfree ‐ 
δbound) as compared with SR, which shows larger shifts as compared with SR101.  
  NOESY experiments in 90% H2O/10% D2O are used to map interactions between imino‐protons. 
The NOEs between exchangeable imino protons in adjacent base‐pairs allow a comparison of the 
patterns formed in the unfolded and folded states of the aptamer. SR has the greatest number of NOEs 
between exchangeable protons. This is expected as SR was the ligand SRB‐2 was initially selected to 
bind, so the binding site is optimized for this molecule. The NOESY spectrum for RB is almost identical to 
SR, except for some minor chemical shift changes. In the SR101 spectrum, fewer imino to imino stacking 
NOEs are present as compared to the spectrum for SR. In the NOESY spectrum of TMR,  even fewer 
stacking NOEs are present when compared to SR. In addition, no clear transition to a single 
conformation was observed based on the changes in the 1D 1H‐NMR spectra (Figure 2E). This suggests 
that TMR may not be inducing the same conformation of the aptamer, consistent with all previous data. 
PY, AO, 9AA and Atto 495 all have similar spectra to TMR, where only signals from known Watson‐Crick 
base pairs in the stem regions are observed. This suggests that all these dyes intercalate in the base‐
paired stems, rather than participating in adaptive aptamer binding.  
 
Figure 2: 1D 1H NMR spectra of free SRB‐2 and SRB‐2 bound in a 1:1 ratio to several different ligands. A) 
0.9 mM SRB‐2 only B) 1.8 mM SR, C) 1.3 mM RB, D) 1.1 mM SR101, E) 0.4 mM TMR.  
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4.0 Discussion  
4.1 Smaller size and reduced negative charge result in higher binding affinity 
From the emission scans , we show that RB has a similar red shift but greater fluorescence 
intensity increase than SR (Table 1) when binding to SRB‐2. A comparable red shift is expected due to 
their conjugation systems being very similar. The fluorescence intensity increase for RB binding is likely 
higher as compared with SR due to differences in the polarity of the bound dyes. RB is missing a 
negatively charged group in the para‐position of the single ring, which results in the ligand’s 
conformation being locked more tightly in the binding site. Figure 3 shows that the negatively charged 
sulfonates in SR draw electron density from the three‐ring system, creating a significant concentration of 
negative partial charge on the bottom ring. RB has a single carboxyl group rather than two sulfonate 
groups. The carboxyl group of RB is smaller and less electron‐dense than the sulfonates on SR, resulting 
in a dye with less overall electron density. The reduction in repulsive interactions with the RNA 
backbone and the size of groups on the extended ring would account for the small relative increase in 
enthalpy and entropy, respectively. It also makes sense that RB would have a lower KD for SRB‐2 because 
the original selection target had a PEG‐anchor at the para position rather than a negative charge and 
therefore possessed an overall neutral charge like RB. The NMR spectra support this as only minor 
chemical shift changes are observed between the two complexes. 
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Figure 3: Electrostatic potential surfaces (EPS) for five SRB‐2 ligands and the counter‐selection target, 
fluorescein. The upper charge limit was set by averaging the maximum positive charges in all ligands 
calculated. The lower charge limit was set by averaging the minimum negative charges in all ligands 
calculated and subtracting one standard deviation.  
 
It can also be observed from the fluorescence data in Table 1 that SR101 has a similar 
fluorescence increase but a smaller red shift compared to SR. The smaller red shift results from SR101 
being more rigid in its free conformation. This would fit with the ITC results in Table 2 which indicate 
that the entropy loss upon binding is relatively small for SR 101. This is in agreement with the observed 
KD values as SR101 is expectedly higher than SR as the tighter the binding pocket, the stronger the π‐π 
stacking interactions will be, resulting in a larger fluorescence redshift. There is also a significant 
decrease in the entropy loss of SR101 compared to SR. This decrease in entropy loss can be attributed to 
SR101 having a more rigid ring structure in place of the freely rotating ethyl groups in SR, the more 
ordered structure resultsin a smaller  entropy loss upon binding. The enthalpy change for SR101 binding 
is also smaller compared to SR, which can also be explained by the steric interactions between the 
bulkier rings, resulting in less ideal π‐π stacking with the xanthene ring structure of the dye. NOESY 
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experiments indicate that the aptamer is unable to form some contacts with SR101 that are observed 
with SR and RB, indicating that SR101 doesn’t fit as well in the aptamer binding pocket. 
 
4.2 Negatively charged group is required for selectivity but is likely not directly involved in binding 
TMR binding to SRB‐2 resulted in the most significant chemical shift changes in the TOCSY 
spectrum as compared to SR binding. However, even with significant over‐titration, multiple 
conformations appear to be present based on the number of H5‐H6 crosspeaks observed. There are also 
fewer NOEs observed in the SRB‐2/TMR NOESY spectrum than in the SRB‐2/SR spectrum, indicating that 
TMR is not inducing the formation of a specific binding pocket at all. TMR is known, from studies with 
MGA, to intercalate between base pairs of double‐stranded RNA[19]. Similar observations were made 
for PY, AO, 9AA and Atto 495. Overall, this suggests that all of these small, positively charged dyes 
intercalate rather than participate in specific adaptive aptamer binding. These observations also indicate 
that selective binding of SRB‐2 is only possible in the presence of a negatively charged ring well.  
SR101 and AR101‐B differ slightly in that  the para sulfonate is replaced by biotin, and the other 
is missing entirely. Little difference is observed in the KD for complexation with SRB‐2 between these 
two dyes, despite a marked change in the electrostatic potential map. This suggests that the negative 
charge often found in the ortho position of these dyes plays no significant role in binding and likely 
interacts mostly with solvent, similar to the phosphate groups of ATP when bound to the ATP 
aptamer[20]. Aside from the biocytin group, B‐TMR and SR differ in that B‐TMR has a carboxyl group 
instead of a sulfonate on the single ring and diaminomethyl groups in place of diaminoethyl groups. 
Based on the SRB‐2 binding observations with AR101‐B and SR101, the difference in charged groups is 
expected to have little impact. However, despite B‐TMR being more structurally similar to RB, the KD for 
complexation with SRB‐2 is more similar to that found for  SR . This is likely due to the presence of the 
smaller methyl groups in B‐TMR versus ethyl groups in SR.  
 
4.3 Size and shape of the alkyl groups is crucial for binding 
Concerning the nature of these alkyl groups, the SRB‐2 aptamer has specific requirements. 
Fluorescein was used in a counter selection step during SELEX[3], resulting in the removal of sequences 
capable of binding to a dye with electron‐withdrawing oxygens, rather than the tertiary amines found in 
SR. The resulting consensus sequence would be expected to have electrostatic interactions with the RNA 
backbone preventing the correct folding of the aptamer in this case. Dyes such as Xylene cyanol FF (XC) 
and Patent Blue V (PBV) are missing the bridging oxygen in the middle ring, resulting in a propeller‐like 
structure, rather than a planar structure. It is probable then that stacking interactions are much less 
ideal in this case due to its freedom of mobility, and steric hindrance by the additional methyl groups 
adjacent to the aminoethyl groups. Interestingly, PBV has been shown to bind SRB‐2 weakly[8], 
indicating a molecule of this shape can fit in the SRB‐2 binding site. However, XC cannot bind, and the 
only difference is that PBV has the traditional diaminoethyl groups while XC has aminoethyl groups, 
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which are secondary amines. Rhodamine 6G has the same aminoethyl groups as XC and also cannot 
bind, despite being planar like SR. Rhodamine 110 has primary amines and likewise is unable to bind. 
This suggests that, despite the similarities in electron density, SRB‐2 is selective for tertiary amine 
groups. This fact indicates that with respect to SR101, the steric hindrance of the bulky ring groups is the 
limiting factor in binding, likely preventing the aptamer from coming in close enough contact to the 
negative charges for them to have an effect on binding affinity. Supporting this idea are the association 
and dissociation rates also obtained in LSPR experiments. As seen in Table 3, the difference in binding 
constant between TMR‐B and AR101‐B clearly comes from the association rate. The aptamer’s structure 
has to adapt and strain further to allow AR101‐B to bind compared to TMR‐B, resulting in a slower rate 
of binding. The ligands are released by the aptamer at a comparable rate due to their relative similarity 
in charge distribution. 
 
5.0 Conclusion 
In summary, we have shown that an ideal ligand for SRB‐2 has several requirements. For optimal binding 
affinity, the amine groups must have small alkyl constituents that are able to participate in hydrophobic 
interactions but are not so large as to interfere with the aptamer’s binding conformation. The absence 
of a negative charge in the para position on the single ring also contributes positively to binding affinity. 
A negatively charged group on the ortho position has little impact on binding affinity but is required for 
selective binding of SRB‐2 as repulsive interactions with the RNA backbone prevent these ligands from 
intercalating in base paired regions of the aptamer. As observed with AR101‐B, bulky amine constituents 
can also confer selective binding of SRB‐2 in the absence of this negative charge but at a considerable 
loss of binding affinity. Taking these observations into account, rhodamine B was shown to be the SRB‐2 
ligand with the best properties among those tested.  
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